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RESUME : Les infections par les morbillivirus sont décrites depuis 1988 chez les mammifères marins, que
ce soit chez les pinnipèdes ou les cétacés. Depuis lors, plusieurs épizooties, responsables de la mort de
milliers d’animaux, ainsi que des cas sporadiques ont décimé différentes populations de mammifères
marins de l’Atlantique Nord, de Méditerranée, du lac Baïkal, de la Mer Caspienne et, récemment du
Pacifique Nord. L’infection par le morbillivirus provoque une symptomatologie et des lésions macrosco-
piques similaires dans les différentes espèces, très proches de la maladie de Carré du chien. Les lésions
microscopiques se caractérisent par de la broncho-pneumonie interstitielle, de la déplétion lymphoïde et
de l’encéphalite subaiguë. Des cellules syncytiales sont souvent présentes dans les lésions et dans les dif-
férents épithelia ainsi que des corps d’inclusion intracytoplasmiques ou intranucléaires. Les altérations des
organes lymphoïdes facilitent les infections par des agents opportunistes. Ces affections secondaires sont
responsables de la mort de l’individu dans la plupart des cas. La sensibilité particulière de certaines popu-
lations peut être expliquée par différents paramètres comme l’espèce, le caractère indemne de la popula-




Les morbillivirus font partie de la
famille des Paramyxoviridae, virus à
ARN monocaténaire de polarité
négative et d’un diamètre de 100 à
300 nm. Ils sont antigéniquement
apparentés, la distinction pouvant
entre autre se faire par l’intermédiaire
d’anticorps monoclonaux (Visser et
al., 1990; Orvell et al., 1990; Harder
et al., 1991; Rima et al., 1992). Ils ont
des caractéristiques communes
comme la formation dans les épithé-
lia, de cellules géantes multinuclées,
encore appelées cellules syncytiales




Dans le genre Morbillivirus, 4 virus
sont décrits chez les mammifères 
terrestres: le virus de la rougeole -
Measle virus, MV - (homme, primate),
le virus de la maladie de Carré -
Canine distemper virus, CDV -
(chien), le virus de la peste bovine -
Rinderpest virus, RPV - (grands rumi-
nants) et le virus de la peste des petits
ruminants - Peste-des-petits rumi-
nants virus, PPRV - (petits ruminants)
(Cheville, 1994; Barrett, 1999).
Chez les mammifères marins, 6 mor-
billivirus ont été identifiés : 3 chez les
pinnipèdes et 3 chez les cétacés. Le
PDV virus de la maladie des phoques
est responsable de l’infection du
phoque commun (Phoca vitulina) et
du phoque gris (Halichoerus grypus)
(Kennedy et al., 1988b; Osterhaus et
Vedder, 1988).  Un morbillivirus
identique au CDV a été identifié chez
le phoque du Baïkal (Phoca sibirica)
(Visser et al., 1990) et chez un
phoque gris en captivité (Lyons et al.,
1993). Finalement, un virus distinct
des 2 précédents a fait récemment son
apparition chez le phoque de la
Caspienne (Phoca caspica) (Forsyth
et al., 1998; Kennedy et al., 2000).
Chez les cétacés, un morbillivirus a
été identifié initialement chez le mar-
souin commun (Phocoena phocoena)
(Visser et al., 1993b), un autre dans
différentes espèces de dauphins
(Kennedy, 1998) et finalement, chez
un globicéphale (Globicephalus
melas) (Taubenberger et al., 2000).
Chez les grands cétacés, des lésions
spécifiques associées à une infection
par un morbillivirus ont été identi-
fiées chez un rorqual commun
(Balaenoptera physalus) (Jauniaux et
al., 1998) mais le virus n’a pu être
caractérisé (Jauniaux et al., 2000). 
Historique
Jusqu’en 1988, aucun Morbillivirus
n’avait été identifié parmi les popula-
tions de mammifères marins. Depuis
lors, ces virus ont été à l’origine de 5
épizooties qui ont décimé différentes
espèces de mammifères marins
(Osterhaus et Vedder, 1988; Kennedy
et al., 1988a; 1988b; Grachev et al.,
1989; Domingo et al., 1990;
Lipscomb et al., 1994b., Kennedy,
2000) (Tableau I). Ces épizooties ont
été rapportées dans de nombreuses
revues (Dietz et al., 1989b; Kennedy,
1990; 1998; Visser et al., 1993a;
Duignan, 1999; Kennedy, 1999; van
Bressem et al., 1999). 
Parmi les pinnipèdes, les phoques
communs en Mer du Nord furent les
plus sévèrement atteints, quelque
18.000 individus étant morts en
moins de 1 an (Dietz et al., 1989b)
sur une population estimée au départ
à environ 25.000 phoques (Moutou,
1993). Les premiers cas furent rap-
portés sur les côtes danoises en avril
1988, et l’épizootie s’étendit rapide-
ment, atteignant quasiment toutes les
côtes bordant la Mer du Nord jus-
qu’en 1989 (Dietz et al., 1989b;
Schumacher et al., 1990; Heje et al.,
1991; Visser et al., 1993a). Au même
moment, plusieurs centaines de
phoques gris sont morts en présentant
une symptomatologie similaire
(Harwood et al., 1989; Kennedy et
al., 1989; Bergman et al., 1990). Les
analyses nécropsiques, histopatholo-
giques, immunohistochimiques, séro-
logiques et ultrastructurales ont per-
mis, d’une part, de diagnostiquer une
infection virale proche de celle cau-
sée par un morbillivirus, et d’autre
part, d’isoler un virus étroitement
apparenté au CDV (Kennedy et al.,
1988b; 1989; Osterhaus et al., 1988;
Osterhaus et Vedder, 1988; Have et
al., 1991; Heje et al., 1991). Il s'agis-
sait d'un nouveau virus, spécifique du
phoque, appelé phocine distemper
virus ou PDV, antigéniquement sem-
blable mais tout à fait distinct du
CDV (Cosby et al., 1988; Mahy et al.,
1988; Curran et al., 1990). Depuis
1988, aucune épizootie sévère n’a été
rapportée dans cette population bien
que des évidences sérologiques sug-
gèrent que le PDV était toujours pré-
sent en 1992 parmi les phoques com-
muns et les phoques gris (Visser et
al., 1993c). Néanmoins, durant l’été
1998, des mortalités soudaines sont
apparues à la côte belge parmi la
population de phoques communs et
les investigations post mortem ont
permis de les attribuer à une infection
par un morbillivirus (Jauniaux et al.,
2001). A ce jour, il n’a pas encore été
comparé avec les autres souches de
virus. 
Fin 1988, un morbillivirus était res-
ponsable de lésions caractéristiques
chez des marsouins (Phocoena pho-
coena) échoués sur les côtes des Iles
Britanniques (Kennedy et al., 1988a;
1991; 1992) et hollandaises (Visser et
al., 1993b). Le virus isolé était anti-
géniquement différent de celui des
phoques (McCullough et al., 1991;
Trudgett et al., 1991), rendant peu
vraisemblable une contamination
interspécifique. Ce virus fut dès lors
appelé porpoise morbillivirus (PMV).
La présence d’anticorps dans des
sérums collectés entre 1991 et 1997
chez des marsouins de tout âge, y
compris des individus nés après 1988,
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Espèce Origine Année
Pinnipède Phoque commun (Phoca vitulina) Mer du Nord 1988 Kennedy et al., 1989
Mer du Nord 1988 Bergman et al., 1990
Mer du Nord 1988 Heje et al., 1991
Atlantique O 1992 Duignan et al., 1993
Mer du Nord 1998 Jauniaux et al., 2001
Phoque gris (Halichoerus grypus) Mer du Nord 1988 Kennedy et al., 1989
Mer du Nord 1988 Bergman et al., 1990
Phoque du Baïkal (Phoca sibirica) Lac Baïkal 1987 Grachev et al., 1989
Lac Baïkal 1987 Nunoya et al., 1990
Phoque du Groenland (Phoca groenlandica) Golfe du St-Laurent 1991 Daoust et al., 1993
Atlantique N-O 1988-1993 Duignan et al., 1997b
Phoque de la Caspienne (Phoca caspica) Mer Caspienne 1997 Forsyth et al., 1998
Mer Caspienne 2000 Kennedy et al., 2000
Odontocète Marsouin commun (Phocoena phocoena) Mer du Nord 1988 Kennedy et al., 1991
Mer du Nord 1990 Kennedy et al., 1992
Dauphin bleu-et-blanc (Stenella coeruleoalba) Méditerranée 1990 Domingo et al., 1992
Méditerranée 1990-1994 Domingo et al., 1995
Méditerranée 1990 Duignan et al., 1992
Méditerranée 1991 Di Guardo et al., 1992
Grand dauphin (Tursiops truncatus) Côte est USA 1987-1988 Schulman et al., 1997
Golfe du Mexique 1993 Lipscomb et al., 1994a
Golfe du Mexique 1993-1994 Lipscomb et al., 1996
Méditerranée 1994 Tsur et al., 1997
Globicéphales (Globicephala macrorhynchus,G. melas) Côte ouest USA 1982-1993 Duignan et al., 1995b
Côte est USA ? Taubenberger et al., 2000
Dauphin commun (Delphinus delphis) Mer Noire 1994 Birkun et al., 1999
Lagénorhynque obscur (Lagenorhynchus obscurus) Japon 1998 Uchida et al., 1999
Mysticète Rorqual commun (Balaenoptera physalus) Mer du Nord 1997-1998 Jauniaux 
et al., 
2000
Tableau I : Espèces de mammifères marins ayant présenté des lésions spécifiques d’infection par un morbillivirus.
confirme que l’infection a persisté
dans cette population (Müller et al.,
2000). Le taux de la mortalité chez le
marsouin n’a pu être déterminée,
mais était vraisemblablement peu
importante.  Il n’en est pas de même
pour la population de dauphins blanc-
et-bleus (Stenella coeruleoalba) de
Méditerranée touchée par une épizoo-
tie sévère au printemps 1990, le long
des côtes espagnoles (Domingo et al.,
1990; Osterhaus et al., 1997; van de
Bildt et al., 2000) et qui s’est étendue
graduellement jusque fin 1992 à tout
le bassin méditerranéen (Di Guardo
et al., 1992; 1995; Aguilar et Raga,
1993; van Bressem et al., 1993;
Dhermain et al., 1994). La sévérité de
la mortalité n’a pas été définie, mais
il est vraisemblable que plusieurs
milliers d’individus sont morts
(Aguilar et Raga, 1993) sur une popu-
lation estimée à 200.000 dauphins en
Méditerranée occidentale (Dhermain
et al., 1994). Après l’épizootie, plu-
sieurs cas sporadiques de la maladie
ont été rapportés suggérant que le
virus a persisté en Méditerranée
(Diguardo et al., 1995; Domingo et
al., 1995). Le virus isolé (dolphin
morbillivirus DMV) était quasiment
identique à celui des marsouins
(Visser et al., 1993b) et les 2 ont été
repris sous la même appellation :
cetacean morbillivirus (CMV).
Plusieurs centaines de phoques de la
Caspienne ont été retrouvés morts sur
les plages de la Mer Caspienne en
1997 (Forsyth et al., 1998) et plus de
10.000, voire 20.000, au printemps
2000 (Kennedy et al., 2000; Stone,
2000). Dans les 2 cas, un morbillivi-
rus proche mais distinct du CDV et
du PDV a pu être détecté (Forsyth et
al., 1998; Kennedy et al., 2000).  Il
semble que la source d’infection soit
les carnivores terrestres, probable-
ment des chiens ou des loups (Forsyth
et al., 1998; Barrett, 1999).
Des études rétrospectives ont permis
de mettre en cause des infections par
des morbillivirus lors de mortalités
importantes de mammifères marins
dont initialement, l’étiologie n’avait
pas été clairement identifiée, comme
chez phoque crabier (Lobodon carci-
nophagus) en 1953 en Antarctique
(Bengston et al., 1991; Barrett,
1999). Mais la première épizootie
incontestablement due à une infection
par un morbillivirus a eu lieu de
l’autre côte de l’Atlantique, chez le
grand dauphin (Tursiops truncatus)
où la moitié de la population vivant
dans les eaux du littoral est des Etats-
Unis a été décimée entre 1987 et 1988
(Lipscomb et al., 1994b; Schulman et
al., 1997). Entre 1993 et 1994, de
nouvelles mortalités associées à l’in-
fection par un morbillivirus ont été
rapportées chez des grands dauphins
dans le Golfe du Mexique (Lipscomb
et al., 1994a; Krafft et al., 1995). La
caractérisation de ce morbillivirus
réalisée par amplification itérative
reverse d'acides nucléiques (Reverse
Transcriptase Polymerase Chain
Reaction) a démontré que seul le
PMV était détecté dans l’épizootie du
Golfe du Mexique (Taubenberger et
al., 1996). A l’inverse, à la fois le
PMV et le DMV étaient impliqués
dans l’épizootie de 1988, certains
dauphins semblant même être infec-
tés par les 2 virus (Taubenberger et
al., 1996). Cette absence apparente de
spécificité d’espèce a abouti à revoir
la nomenclature antérieure, à savoir :
cetacean morbillivirus-1 pour le
PMV et cetacean morbillivirus-2
pour le DMV (Taubenberger et al.,
1996). De plus, des évidences suggè-
rent qu’une infection enzootique ait
persisté le long des côtes des Etats-
Unis entre ces 2 épizooties (Krafft et
al., 1995; Taubenberger et al., 1996).
De fin 1987 à fin 1988, une épizootie
a décimé les phoques du Lac Baïkal
(Osterhaus et al., 1989). Les simili-
tudes cliniques et pathologiques avec
celle des phoques communs étaient
telles qu’une transmission entre les
deux espèces de phoques avait été
suspectée. Le virus isolé, différent du
PDV, a initialement été nommé PDV-2
pour le distinguer de l’agent respon-
sable de la maladie du phoque com-
mun. Il est apparu par la suite que le
PDV-2 correspondait au CDV (Visser
et al., 1990; Mamaev et al., 1995). Il
est probable qu’ici aussi ce soit les
carnivores terrestres infectés par le
CDV (Mamaev et al., 1995) qui aient
transmis la maladie dans cette popu-
lation. Des investigations post mor-
tem ont permis d’identifier à nouveau
le PDV-2 dans l’encéphale de phoques
du Baïkal morts en 1992, confirmant
que la transmission persistante du virus
par contact entre animaux terrestres et
marins (Mamaev et al., 1996). De plus,
environ 3/4 des phoques sains ont tou-
jours des anticorps spécifiques
(Borisova et al., 1993).
En 1994, des mortalités inhabituelles
ont affecté la population de dauphin
commun (Delphinus delphis
ponticus) de la Mer Noire (Birkun et
al., 1999). Des investigations post
mortem réalisées sur 2 individus, ont
révélé des lésions spécifiques d’in-
fection par un morbillivirus (Birkun
et al., 1999). Cependant, aucun virus
n’a pu être isolé des échantillons
(Birkun et al., 1999).
En 1997, des mortalités sévères ont
atteint les phoques moines de
Méditerranée (Monachus monachus) ,
réduisant de 70 % cette population
déjà au seuil de l’extinction
(Harwood, 1998). Bien qu’un mor-
billivirus proche du cetacean mor-
billivirus ait été isolé de quelques
individus (Osterhaus et al., 1997; van
de Bildt et al., 2000), aucune lésion
spécifique n’a été observée
(Kennedy, 1998), laissant persister un
doute sur l’étiologie de la maladie.
De surcroît, d’autres agents noso-
gènes, en particulier des phytotoxines
sont intervenus dans cette mortalité
(Costas et Lopez-Rodas, 1998). Pour
Harwood (1998), les 2 agents ont pu
être responsables en synergie.
En 1995, 6 dauphins communs
échoués sur les côtes californiennes
étaient séropositifs pour le morbillivi-
rus et bien qu’aucune lésion spéci-
fique ait été identifiée, du RNA viral
a été détecté chez 3 individus
(Reidarson et al., 1998). Il s’agissait
des premiers cas rapportés sur les
côtes du Pacifique. La première des-
cription de lésions spécifiques dans le
bassin Pacifique a été réalisée sur un
dauphin de Gill (Lagenorhynchus
obliquidens) échoué au Japon en
1998 (Uchida et al., 1999).
Chez les grands cétacés, des lésions
spécifiques ont été identifiées pour la
première fois chez 2 rorquals com-
muns échoués sur la côte belge et
française, en 1997 et 1998 respective-
ment (Jauniaux et al., 1998; 2000).
Récemment, un nouveau morbillivi-
rus, différent du PMV et du DMV, a
été identifié au départ d’échantillons
d’un globicéphale (Globicephala
melas) présentant des lésions caracté-
ristiques et a été provisoirement
appelé pilot whale morbillivirus
(PWMV) (Taubenberger et al., 2000).
Dans de nombreuses espèces de
mammifères marins, des individus
ont présenté une séropositivité
(Tableau II) sans d’épizootie ou
lésion associée. Certaines populations
sont par contre apparemment toujours
indemnes dans le Saint-Laurent ou
l’Arctique comme le narval
(Monodon monoceros), le béluga
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Espèces Origine Période Séroneutralisation
Pinnipède Phoque du Groenland (Phoca groenlandica) Groenland 1985-1986 CDV Dietz et al., 1989a
Mer de Barents 1987-1989 PDV (>CDV) Markussen et Have, 1992
1991-1992 PDV (>CDV) Stuen et al., 1994
Atlantique N-O 1988-1994 PDV(>CDV) Duignan et al., 1997b
Canada 1972-1984 PDV Henderson et al., 1992
Phoque commun (Phoca vitulina) Atlantique E 1988-1991 CDV Hughes et al., 1992
Norvège 1988-1989 CDV Krogsrud et al., 1990
Atlantique O 1980-1994 PDV (>CDV) Duignan et al., 1995d
Ecosse 1988-1989 CDV Thompson et al., 1992
Atlantique O 1989 CDV Ross et al., 1992
Phoque du Baïkal (Phoca sibirica) Lac Baïkal 1989 CDV Grachev et al., 1989
Lac Baïkal 1992 Borisova et al., 1993
Phoque gris (Halichoerus grypus) Canada 1972-1984 PDV Henderson et al., 1992
Atlantique O 1980-1994 PDV (>CDV) Duignan et al., 1995d
Atlantique E 1988 CDV Harwood et al., 1989
Atlantique E 1988-1991 CDV Hughes et al., 1992
Atlantique O 1989 CDV Ross et al., 1992
Phoque à capuchon (Cystophora cristata) Jan Mayen 1991-1992 PDV (>CDV) Stuen et al., 1994
Atlantique N-O 1988-1994 PDV(>CDV) Duignan et al., 1997b
Phoque marbré (Phoca hispida) Atlantique N-O 1988-1994 PDV(>CDV) Duignan et al., 1997b
Canada 1972-1984 PDV Henderson et al., 1992
Phoque léopard (Hydrurga leptonyx) Antarctique 1989 CDV Bengston et al., 1991
Phoque crabier (Lobodon carcinophagus) Antarctique 1989 CDV Bengston et al., 1991
Phoque moine (Monachus monachus) Mauritanie 1997 CDV Osterhaus et al., 1997
Morse (Odobenus rosmarus rosmarus) Arctique 1990 PDV>CDV Duignan et al., 1994
Arctique 1984-1993 PDV>CDV Nielsen et al., 2000
Odontocète Pseudo-orque (Pseudorca crassidens) Atlantique O 1982-88 DMV,PMV (>CDV, PDV) Duignan et al., 1995a
Globicéphale nain (Feresa attenuata) Atlantique O 1983 PMV Duignan et al., 1995a
Lagénorhynque à bec blanc (L. albirostris) Atlantique E 1989-1992 DMV,PMV (>CDV, PDV) Visser et al., 1993b
Marsouin commun (Phocoena phocoena) Atlantique E 1989-1992 DMV,PMV (>CDV, PDV) Visser et al., 1993b
Atlantique O 1993-1994 DMV,PMV (>CDV, PDV) Duignan et al., 1995a
Mer du Nord 1991-1997 PMV (>CDV) Müller et al., 2000
Dauphin commun (Delphinus delphis) Atlantique E 1989-1992 DMV,PMV (>CDV, PDV) Visser et al., 1993b
Atlantique O 1980-1994 DMV,PMV (>CDV, PDV) Duignan et al., 1995a
Pacifique N-E 1995-1997 DMV Reidarson et al., 1998
Dauphin bleu-et-blanc (Stenella coeruleoalba) Atlantique O 1991-1993 PMV (DMV,CDV,PDV: ?) Duignan et al., 1995a
Méditerranée 1991-1993 DMV,PMV (>CDV, PDV) Visser et al., 1993b
Dauphin de Risso (Grampus griseus) Atlantique O 1992-1993 DMV,PMV (>CDV, PDV) Duignan et al., 1995a
Cachalot pygmée (Kogia breviceps) Atlantique O 1992-1993 PMV Duignan et al., 1995a
Dauphin tacheté de l’Atlantique (Stenella frontalis) Atlantique O 1993 PMV Duignan et al., 1995a
Dauphin de Bornéo (Lagenodelphis hosei) Atlantique O 1994 PMV Duignan et al., 1995a
Globicéphales (G. macrorhynchus,G. melas) Atlantique O 1986-1994 PMV,DMV (>PPRV,PDV,CDV) Duignan et al., 1995b
Globicéphale noir (G. melas) Manche 1996 DMV (>PPRV, RPV) Visser et al., 1993b
Lagenorhynque à flanc blanc (L. acutus) Atlantique O PMV Duignan et al., 1995a
Lagénorhynque obscur (L. obscurus) Pacifique S-E 1993-1995 DMV, PMV van Bressem et al., 1998
Dauphin du Cap  (Delphinus capensis) Pacifique S-E 1993-1995 DMV, PMV van Bressem et al., 1998
Grand dauphin (Tursiops truncatus) Pacifique S-E 1993-1995 DMV, PMV van Bressem et al., 1998
Mysticète Rorqual commun (Balaenoptera physalus) Atlantique nord 1983 DMV (PDV, CDV-) Blixenkrone-Møller et al., 1996
Mer du Nord 1997-1998 CDV Jauniaux et al., 2000
Petit rorqual (Balaenoptera acutorostrata) Méditerranée 1993 CDV Di Guardo et al., 1995
Sirénien Lamantin (Trichetus manatus latirostris) Floride DMV, PMV Duignan 1995c
Tableau II : Espèces de mammifères marins séropositive aux morbillivirus et spécificité des anticorps sériques.
(Delphinapterus leucas), l’hyperodon
(Hyperdoon ampullatus), le rorqual
commun, le marsouin commun ou le
lagénorhynque à flanc blanc




Les signes cliniques observés chez
les phoques naturellement ou expéri-
mentalement infectés par le morbilli-
virus étaient similaires à ceux de la
maladie de Carré chez les chiens avec
un déroulement biphasique (Harder et
al., 1990; Krogsrud et al., 1990;
Nunoya et al., 1990) et incluaient des
signes respiratoires, gastro-intesti-
naux ainsi que nerveux (Kennedy,
1990; Harder et al., 1992; Moutou,
1993; Pohlmeyer et al., 1993). Les
phoques présentaient de la fièvre, des
écoulements séreux à muco-purulents
oculaires et nasaux, de la toux, de la
dyspnée, de la diarrhée, de la
conjonctivite, de la kératite ainsi que
des signes nerveux (Kennedy et al.,
1989; 1998; 2000; Bergman et al.,
1990; Krogsrud et al., 1990; Nunoya
et al., 1990; Duignan et al., 1993;
Svansson et al., 1993). Dans certains
cas, des avortements ont été rapportés
(Heje et al., 1991; Have et al., 1991;
Dietz et al., 1989b). Des pertes de
poids, de la léthargie et la tolérance à
la présence humaine ont été fréquem-
ment décrites (Kennedy et al., 1989;
Daoust et al., 1993; Jauniaux et al.,
2001). La maladie durait environ 2 à
3 semaines (Krogsrud et al., 1990;
Nunoya et al., 1990; Harder et al.,
1992; Pohlmeyer et al., 1993) avec
une mortalité atteignant 80 % chez le
phoque commun (Baker, 1992b;
Kennedy, 1998). 
Cétacés 
Très peu d’informations sont dispo-
nibles sur l’aspect clinique de la
maladie chez les cétacés. En effet, de
manière générale, ils s’échouent en
phase terminale de la maladie. De
plus, seul l’aspect de la maladie natu-
relle a été décrit, aucune étude expé-
rimentale n’ayant été réalisée.
Néanmoins, lorsque les dauphins
s’échouaient vivants, certains appa-
raissaient épuisés, léthargiques, pré-
sentant des myoclonies et des
troubles comportementaux (Dher-
main et al., 1994; Birkun et al., 1999;
Uchida et al., 1999). Des avortements
ont été suspectés chez les dauphins
bleu-et-blancs de Méditerranée
(Calzada et al., 1996). Toutes les ten-
tatives de réhabilitation ont échoué,
les dauphins mourant inévitablement




A l’examen nécropsique, le diagnos-
tic le plus fréquent (Figure 1) chez les
phoques était une broncho-pneumo-
nie aiguë purulente (Kennedy et al.,
1989; Bergman et al., 1990; Krogsrud
et al., 1990; Heje et al., 1991;
Jauniaux et al., 2001). Les poumons
étaient fortement congestifs et œdé-
mateux avec des évidences d’emphy-
sème inter-lobulaire, sous-pleural et
médiastinal (Kennedy et al., 1989;
Krogsrud et al., 1990; Baker, 1992b;
Duignan et al., 1993; Jauniaux et al.,
2001). Les ganglions lymphatiques
pulmonaires étaient hypertrophiés et
œdémateux dans la plupart des cas
(Kennedy et al., 1989; Krogsrud et
al., 1990; Schumacher et al., 1990).
Des cas de pleurésie exsudative
étaient également rapportés (Heje et
al., 1991; Jauniaux et al., 2001). Les
muqueuses du tractus respiratoire
apparaissaient souvent congestives et
un exsudat épais était présent dans les
voies respiratoires supérieures
(Kennedy et al., 1989; Krogsrud et
al., 1990). Les individus apparais-
saient souvent émaciés (Forsyth et
al., 1998; Jauniaux et al., 2001). 
Aucune lésion macroscopique signi-
ficative n’a été mise en évidence dans
la population de phoques moines en
1997 (Kennedy, 1998), ni dans la
population de phoques de la
Caspienne lors de l’épizootie du prin-
temps 2000 (Forsyth et al., 1998;
Kennedy et al., 2000).
Cétacés
Chez les cétacés, les lésions nécrop-
siques étaient souvent similaires chez
le marsouin (Kennedy et al., 1991;
Kennedy et al., 1992) ou chez le dau-
phin bleu-et-blanc (Di Guardo et al.,
1992; Domingo et al., 1992; Duignan
et al., 1992). Des lésions pulmonaires
se caractérisaient par une absence de
collapsus, et par des foyers d’hépati-
sation caractérisant de la broncho-
pneumonie exsudative, pouvant être
distribués dans tous les lobes, parfois
accompagnés d’emphysème (Ken-
nedy et al., 1991; 1992; Di Guardo et
al., 1992; Domingo et al., 1992;
Kuiken et al., 1994b). Dans certains
cas, la seule lésion pulmonaire rap-
portée était une congestion
(Lipscomb et al., 1994a; Tsur et al.,
1997; Taubenberger et al., 2000). De
nombreux nématodes infestaient fré-
quemment les voies respiratoires
(Kennedy et al., 1991; Domingo et
al., 1992; Duignan et al., 1992). Des
érosions et des ulcérations des lèvres
et de la cavité buccale étaient souvent
présentes (Domingo et al., 1992;
Duignan et al., 1992; Kennedy et al.,
1992; Birkun et al., 1999) ainsi que
des ulcères muco-cutanés (Schulman
et al., 1997). L’état d’embonpoint
était très variable, certains animaux
ayant une épaisseur normale de grais-
se dorsale (Kennedy et al., 1991),
d’autres présentant une émaciation
sévère (Duignan et al., 1992;
Kennedy et al., 1992; Birkun et al.,
1999; Jauniaux et al., 2000). Il n’y
avait pas d’évidence de repas récent,
aucune proie fraîche n’étant présente
dans les estomacs (Kennedy et al.,
1991; Duignan et al., 1992; Birkun et
al., 1999; Uchida et al., 1999).
Sporadiquement, de l’encéphalite
nécrosante a été décrite (Domingo et
al., 1992). Des kystes ovariens ont été
fréquemment observés chez les dau-
phins bleu-et-blancs infectés par le
morbillivirus lors de l’épizootie de
1990-1992 (Munson et al., 1998).
EXAMENS MICROSCOPIQUES
Les lésions caractéristiques d’infec-
tion par le morbillivirus se distri-
buaient dans les tractus respiratoire et
digestif, au niveau du système ner-
veux central et du tissu lymphoïde.
Ces localisations correspondent au
tropisme particulier du virus pour ces
cellules. Différentes méthodes immu-
nohistochimiques utilisant des anti-
corps polyclonaux (Krogsrud et al.,
1990; Harder et al., 1992) ou mono-
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Figure 1 : Broncho-pneumonie aiguë caractérisée
avec hépatisation rouge et présence d’exsudat séro-
purulent (flèche) dans la trachée et les bronches
(phoque commun).
clonaux ont été utilisées (Kennedy et
al., 1989; 1991; Domingo et al.,
1992; Jauniaux et al., 2000). Ces
techniques permettent d’identifier des
antigènes viraux dans les différents
tissus et lésions. Dans les cellules
infectées, la coloration apparaît sous
la forme d’un feutrage cytoplasmique
tandis que les corps d’inclusion sont
souvent fortement colorés (Kennedy
et al., 1989; Jauniaux et al., 2001).
L’examen immunohistochimique per-
met ainsi d’identifier aisément des
inclusions qui passeraient inaperçues
à la coloration hématoxyline et éosine
de routine (Kennedy et al., 1991;
Duignan et al., 1992).
Pinnipèdes
Les lésions observées au microscope
étaient très semblables entre les diffé-
rentes espèces de phoques infectés
par le CDV ou le PDV. Au niveau
pulmonaire, le diagnostic caractéris-
tique (Figure 2) était une broncho-
pneumonie interstitielle (Kennedy et
al., 1989; 2000; Duignan et al., 1993;
Belykh et al., 1997). Les septums
alvéolaires apparaissaient épaissis par
de la congestion, de l’œdème et des
cellules inflammatoires (Kennedy et
al., 1989; Bergman et al., 1990; Heje
et al., 1991; Belykh et al., 1997). Des
membranes hyalines étaient fréquem-
ment observées dans les alvéoles
(Kennedy et al., 1989; Schumacher et
al., 1990), ainsi qu’une prolifération
des pneumocytes de type II (Kennedy
et al., 1989; Krogsrud et al., 1990;
Heje et al., 1991; Baker, 1992b;
Daoust et al., 1993). Des cellules syn-
cytiales ont été rapportées dans la
lumière alvéolaire et bronchiolaire
(Kennedy et al., 1989; Baker, 1992b;
Duignan et al., 1993; Belykh et al.,
1997) mais n’étaient pas systémati-
quement observées (Bergman et al.,
1990; Krogsrud et al., 1990;
Schumacher et al., 1990; Daoust et
al., 1993; Jauniaux et al., 2001). Des
corps d’inclusion éosinophiles intra-
cytoplasmiques et parfois intranu-
cléaires apparaissaient dans les cel-
lules épithéliales de l’arbre respiratoi-
re ainsi que dans les cellules syncy-
tiales ou les macrophages (Kennedy
et al., 1989; Heje et al., 1991). Des
infections bactériennes ou parasi-
taires secondaires compliquaient sou-
vent ces lésions primaires virales
(Kennedy et al., 1989; Heje et al.,
1991). 
Au niveau du système nerveux, de
l’encéphalite subaiguë non suppurati-
ve était fréquemment diagnostiquée
(Kennedy et al., 1989; 2000; Daoust
et al., 1993; Duignan et al., 1993;
Belykh et al., 1997). Elle se caractéri-
sait par la formation d’agrégats péri-
vasculaires de lymphocytes et de
macrophages accompagnés de micro-
gliose, de nécrose neuronale et de
démyélinisation (Kennedy et al.,
1989; Heje et al., 1991; Daoust et al.,
1993; Duignan et al., 1993; Belykh et
al., 1997). Les zones de démyélinisa-
tion consistaient en de larges
vacuoles localisées dans la substance
blanche (Kennedy et al., 1989;
Daoust et al., 1993; Belykh et al.,
1997). Les lésions neuronales étaient
caractérisées par de la dégénérescen-
ce avec de la chromatolyse centrale et
un cytoplasme éosinophile et granu-
leux tandis que lors de nécrose, le
noyau devenait pycnotique puis dis-
paraissait (Kennedy et al., 1989;
Duignan et al., 1993). Des nodules de
neuronophagie étaient également
signalés dans certains cas (Kennedy
et al., 1989; Duignan et al., 1993).
Des lymphocytes et des macrophages
infiltraient parfois les méninges
(Kennedy et al., 1989; Duignan et al.,
1993; Jauniaux et al., 2001). Des
corps d’inclusion intracytoplas-
miques et intranucléaires étaient
visibles dans les astrocytes, les neu-
rones, les cellules gliales (Kennedy et
al., 1989; Heje et al., 1991; Duignan
et al., 1993). Des cellules syncytiales
pouvaient être observées dans les
zones de démyélinisation (Kennedy
et al., 1989).
Les ganglions lymphatiques, la rate,
le thymus, les amygdales et les
plaques de Peyer présentaient une
importante déplétion lymphoïde
(Krogsrud et al., 1990; Pohlmeyer et
al., 1990; Schumacher et al., 1990;
Belykh et al., 1997; Kennedy et al.,
2000). Elle se caractérisait par une
hypoplasie des follicules lymphoïdes
ainsi que de la pycnose de nombreux
lymphocytes, plus particulièrement
dans le centre des follicules, laissant
parfois apparaître le stroma fibreux
(Kennedy et al., 1989; Heje et al.,
1991; Pohlmeyer et al., 1993). Des
corps d’inclusion y étaient rarement
observés (Heje et al., 1991) tandis
que les cellules syncytiales n’y ont
jamais été rapportées.
Chez les phoques naturellement ou
expérimentalement infectés par le
CDV ou le PDV, d’autres observa-
tions plus rares étaient relevées,
comme des entérites (Pohlmeyer et
al., 1993; Belykh et al., 1997), des
stomatites (Belykh et al., 1997;
Jauniaux et al., 2001), des ophtal-
mites, des dermoépidermites et des
œsophagites (Kennedy et al., 1989).
En dehors des localisations précé-
demment citées, des cellules syncy-
tiales ont également été observées
dans l’épithélium des muqueuses
digestive et vésicale ainsi que dans le
foie (Belykh et al., 1997). Par contre,
ces syncytia n’ont pas été rapportés
lors d’inoculations intrapéritonéales
de CDV (Svansson et al., 1993). Des
corps d’inclusions éosinophiles intra-
nucléaires et/ou intracytoplasmiques
ont été rapportés dans ces cellules
syncytiales ainsi que dans les cellules
épithéliales de l’estomac, du bassinet
rénal, de la vessie, des conduits
biliaires et pancréatiques (Kennedy et
al., 1989; 2000) et de la trachée
(Bergman et al., 1990). 
Par examen immunohistochimique,
des antigènes viraux étaient détectés
dans différents tissus, plus particuliè-
rement au niveau des cellules épithé-
liales des voies respiratoires (trachée,
bronches, bronchioles, alvéoles et
glandes péribronchiques), urinaires
(bassinets et vessie), digestives (esto-
mac, intestin et conduits pancréa-
tiques), du tissu lymphoïde (Figure 3)
et du tissu nerveux (neurones, astro-
cytes, cellules épendymaires). Ils
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Figure 2 : Broncho-pneumonie intersti-
tielle aiguë à subaiguë caractérisée par
un infiltrat mixte de neutrophiles
(flèches) et de cellules mononucléées
(têtes de flèche) dans l’interstitium
(phoque commun, hématoxyline-éosine,
x200). (Jauniaux et al., 2001)
étaient également présents dans les
infiltrats inflammatoires de lympho-
cytes, de macrophages et dans les cel-
lules syncytiales (Kennedy et al.,
1989).
Cétacés
Au niveau pulmonaire, de la broncho-
pneumonie interstitielle était le plus
fréquemment diagnostiquée parmi les
différentes espèces de cétacés
(Kennedy et al., 1991; 1992;
Domingo et al., 1992; Duignan et al.,
1992; Lipscomb et al., 1994b; 1996;
Birkun et al., 1999). Elle se caractéri-
sait par une infiltration de lympho-
cytes, de macrophages et de neutro-
philes dans les septa alvéolaires
(Kennedy et al., 1991; 1992; Duignan
et al., 1992; Lipscomb et al., 1994a;
Birkun et al., 1999), parfois accom-
pagnée de fibroplastie interstitielle
(Domingo et al., 1992; Lipscomb et
al., 1994b; 1996). La réaction était
aussi caractérisée par une proliféra-
tion importante de pneumonocytes de
type II et par la présence de nom-
breuses cellules syncytiales alvéo-
laires et bronchioliques (Kennedy et
al., 1991; Di Guardo et al., 1992;
Domingo et al., 1992; Duignan et al.,
1992; Lipscomb et al., 1994b; 1996;
Duignan et al., 1995b; Schulman et
al., 1997; Birkun et al., 1999;
Taubenberger et al., 2000). De la
nécrose des cellules épithéliales bron-
chiques, bronchioliques et alvéolaires
était fréquemment rapportée parfois
accompagnée de minéralisation
(Kennedy et al., 1991; Duignan et al.,
1992; Tsur et al., 1997). La réaction
inflammatoire se compliquait fré-
quemment par des infections parasi-
taires (nématodes) (Kennedy et al.,
1991; Duignan et al., 1992) ou fun-
giques (Aspergillus fumigatus). Dans
ce dernier cas, la lésion prenait l’as-
pect d’une pneumonie granulomateu-
se nécrosante (Domingo et al., 1992;
Kennedy et al., 1992; Lipscomb et
al., 1994a; 1994b; 1996).
Au niveau du système nerveux cen-
tral, de la méningoencéphalite non
suppurative était fréquemment obser-
vée (Kennedy et al., 1991; Diguardo
et al., 1995; Domingo et al., 1995;
Tsur et al., 1997; Taubenberger et al.,
2000), plus particulièrement au
niveau de la substance blanche
(Duignan et al., 1992; Domingo et
al., 1992). De la démyélinisation était
rapportée chez certains (Duignan et
al., 1992; Domingo et al., 1995; Tsur
et al., 1997) mais n’était pas observée
dans tous les cas (Kennedy et al.,
1991; Domingo et al., 1992). Dans le
cortex cérébral, de la dégénérescence
et de la nécrose neuronales étaient
souvent visibles, accompagnées de
nodule de neuronophagie (Kennedy
et al., 1991; Domingo et al., 1992;
Duignan et al., 1992). Des agrégats
périvasculaires lympho-plasmocy-
taires étaient disséminés dans tout le
cortex cérébral (Kennedy et al., 1991;
Domingo et al., 1992; 1995; Duignan
et al., 1992; Tsur et al., 1997). Des
cellules syncytiales étaient observées
chez le dauphin bleu-et-blanc dans
les foyers de démyélinisation
(Duignan et al., 1992) ou de malacie
de la substance blanche (Domingo et
al., 1992) mais n’étaient pas rappor-
tées chez le marsouin (Kennedy et al.,
1991), chez le dauphin bleu-et-blanc
après la phase aiguë de l’épizootie de
1990 (Domingo et al., 1995), ni chez
un lagénorhynque de Gill (Uchida et
al., 1999). Dans ces 2 derniers cas, les
seules lésions histologiques détectées
étaient situées dans l’encéphale et
correspondaient à des altérations
chroniques fort semblables à celles
observées lors de panencéphalite sub-
aiguë sclérosante de l’homme,
séquelle rare de la rougeole
(Domingo et al., 1995; Uchida et al.,
1999). Des hyphes fungiques ont été
observés dans le tissu nerveux lors
d’encéphalite nécrosante ainsi que
des lésions cérébrales de toxoplasmo-
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Figure 4 : Cellules syncytiales caractérisées par une très grande taille, pouvant contenir plusieurs dizaines de
noyaux disposés en couronne (flèche), certains contenant des corps d’inclusions éosinophiles (tête de flèche)
(Ganglion lymphatique de rorqual, x200). (Jauniaux et al., 1998)
Figure 3 : Examen immunohistochimique positif d’un ganglion lymphatique de phoque commun.  La réaction se
caractérise par une coloration intracytoplasmique (flèches). Anticorps monoclonal dirigé contre l’hémagglutini-
ne du PDV (clone 1,3) révélé avec un kit commercial (Dako Envision™, Dako, Denmark) ; contre-coloration à
l’hématoxyline (x200).  (Jauniaux et al., 2001)
se (Domingo et al., 1992; Schulman
et al., 1997).
De la déplétion lymphoïde a été fré-
quemment rapportée chez les cétacés
(Domingo et al., 1992; Duignan et
al., 1992; Lipscomb et al., 1994b;
Schulman et al., 1997; Birkun et al.,
1999; Jauniaux et al., 2000), avec
parfois chez les marsouins de l’infil-
tration par des éosinophiles dans la
rate et le thymus (Kennedy et al.,
1991; 1992). La déplétion se caracté-
risait par de la lymphocytolyse, une
absence de follicules lymphoïdes ou
de zones paracorticales bien dévelop-
pées avec une infiltration importante
de cellules syncytiales (Domingo et
al., 1992; Lipscomb et al., 1994a;
1994b; Jauniaux et al., 2000). Chez
les marsouins, les cellules syncytiales
n’ont pas été rapportées dans le tissu
lymphoïde (Kennedy et al., 1991;
Kennedy et al., 1992; Kuiken et al.,
1994b), bien qu’elles soient fré-
quentes chez les autres espèces, prin-
cipalement au niveau des ganglions
(Figure 4) (Domingo et al., 1992;
Duignan et al., 1992; Lipscomb et al.,
1996; Schulman et al., 1997;
Jauniaux et al., 1998).
Des cellules syncytiales ont égale-
ment été observées de manière spora-
dique au niveau de la glande mam-
maire (Domingo et al., 1992), de
l’épithélium pharyngé et œsophagien
(Kennedy et al., 1992), de l’épiderme
(Lipscomb et al., 1996) ainsi qu’au
niveau des réactions inflammatoires
subaiguës à chroniques associées à
des infestations parasitaires
(Kennedy et al., 1992; Jauniaux et al.,
2000).
Des corps d’inclusions intracytoplas-
miques et/ou intranucléaires ont été
rapportés dans les cellules syncytiales
(Kennedy et al., 1991; Domingo et
al., 1992; Duignan et al., 1992;
1995b; Lipscomb et al., 1994b;
Schulman et al., 1997; Jauniaux et al.,
2000; Taubenberger et al., 2000). Ces
inclusions ont également été obser-
vées dans les cellules épithéliales du
poumon (Kennedy et al., 1991;
Duignan et al., 1992; Lipscomb et al.,
1994a; Schulman et al., 1997), uri-
naires (Kennedy et al., 1991; 1992;
Duignan et al., 1992; Kuiken et al.,
1994b; Taubenberger et al., 2000),
biliaires (Duignan et al., 1992;
Birkun et al., 1999), de l’estomac, du
colon et de la langue (Taubenberger
et al., 2000) ainsi qu’au niveau de
l’œsophage, du pharynx, du prépuce
et de la glande lacrymale (Kennedy et
al., 1992). Finalement, des inclusions
ont été signalées dans les neurones
(Kennedy et al., 1991; Domingo et
al., 1995; Tsur et al., 1997) ainsi que
dans les astrocytes et les cellules
gliales (Duignan et al., 1992), dans
les cellules du tissu lymphoïde
(Duignan et al., 1992; Lipscomb et
al., 1994b; Schulman et al., 1997),
dans les macrophages alvéolaires
(Kennedy et al., 1992; Schulman et
al., 1997; Birkun et al., 1999) et dans
un cas, dans le noyau de fibroblastes
d’un fibrome testiculaire (Birkun et
al., 1999). L’occurrence de ces corps
d’inclusion variait d’une espèce à
l’autre. 
D’autres observations ont été rappor-
tées plus fréquemment chez les céta-
cés infectés par un des morbillivirus
telles que de la dégénérescence grais-
seuse hépatique (Domingo et al.,
1992; Schulman et al., 1997), de l’hé-
patite nécrosante (Domingo et al.,
1992; Duignan et al., 1992;
Taubenberger et al., 2000), de l’œso-
phagite (Kennedy et al., 1992;
Taubenberger et al., 2000) et de la
glossite ulcérative (Munson et al.,
1998; Taubenberger et al., 2000), de
la dermatite ulcérative hémorragique
et suppurative (Schulman et al.,
1997).
Comme pour les pinnipèdes, des anti-
gènes viraux étaient détectés dans
différents tissus (Tableau III) par exa-
men immunohistochimique et plus
particulièrement au niveau des cel-
lules épithéliales respiratoires (bron-
chiques, bronchioliques et alvéo-
laires), urinaires, digestives, du tissu
nerveux (neurone) et du tissu lym-
phoïde. Ils étaient également présents
dans les infiltrats inflammatoires de
lymphocytes, de macrophages et dans
les cellules syncytiales (Figure 5)
(Kennedy et al., 1992; Jauniaux et al.,
2000) ainsi que dans les fibroblastes
soit lors de réactions inflammatoires
chroniques associées à des infesta-
tions parasitaires (Kennedy et al.,
1992; Jauniaux et al., 2000) soit lors
de tumeur (Birkun et al., 1999).
PATHOGENIE
Les morbillivirus sont constitués
d’une nucléocapside formée de
l’ARN monocatenaire de polarité
négative encapsidé par la nucléopro-
téine N, la phosphoprotéine P et la
protéine L, et limités par une enve-
loppe lipidique d’origine cellulaire
contenant deux protéines transmem-
branaires : l’hémagglutinine (H) et la
protéine de fusion (F). La phospho-
protéine P et la protéine L sont les
polymérases nécessaires à la trans-
cription et à la réplication virale tan-
dis que l’hémagglutinine H permet la
fixation sur le récepteur cellulaire
(glycoprotéine) et que la protéine F
(en association avec H) permet la
fusion des membranes et la formation
des cellules syncytiales (Griffin et
Bellini, 1996; Lamb et Kolakofsky,
1996). Les protéines H et N étant très
similaires entre les différents mor-
billivirus, leurs séquences géno-
miques présentent des séquences
conservées pouvant être utilisées
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Figure 5: Examen immunohistochimique positif d’une cellule syncytiale au niveau d’un ganglion lymphatique de
rorqual commun.  La coloration apparaît sous la forme d’un feutrage intracytoplasmique (flèche)  ainsi que par
une coloration dense des corps d’inclusion intranucléaires (têtes de flèche). Anticorps monoclonal dirigé contre
l’hémagglutinine du PDV (clone 1,3) révélé avec un kit commercial (Dako Envision™, Dako, Denmark) ;
contre-coloration à l’hématoxyline (x200). (Jauniaux et al., 1998)
comme primers universels pour l’am-
plification de l’ARN viral (Barrett et
al., 1993; Forsyth et Barrett, 1995).
La transcription et la réplication
virales ont lieu dans le cytoplasme
(Harder et Osterhaus, 1997). L’ARN
génomique synthétisé de novo est
associé à la nucléoprotéine et forment
les tubules nucléoprotéiques, consi-
tuant les corps d’inclusion intracyto-
plasmiques ainsi qu’intranucléaires
(Nunoya et al., 1990; Cheville,
1994). La traduction des ARNm pour
H et F a lieu au niveau du réticulum
endoplasmique et de l’appareil de
Golgi, permettant ainsi leurs glycosy-
lations et leurs enchâssements trans-
membranaires. La protéine M, pré-
sente sous la membrane cellulaire,
interagit avec H et F ainsi qu’avec la
nucléoprotéine;  le virion est libéré de
la cellule par bourgeonnement cellu-
laire (Lamb et Kolakofsky, 1996),
expliquant que les virions ne soient
détectables que dans l’espace extra-
cellulaire.
La pathogénie des infections par le
morbillivirus chez les mammifères
marins n’a été étudiée expérimentale-
ment que chez les pinnipèdes, par
l’inoculation intranasale d’une sus-
pension de PDV (Harder et al., 1990;
1992). Entre 3 et 6 jours après l’ino-
culation, les phoques présentaient de
la fièvre parfois suivie de diarrhée
aqueuse à hémorragique. Ces pre-
miers symptômes étaient suivis de
signes respiratoires et nerveux. La
plupart des animaux mouraient 11 à
16 jours après l’inoculation (Harder
et al., 1992). Le PDV a pu être réiso-
lé des leucocytes circulants 6 jours
après l’inoculation. Cette virémie
associée aux cellules mononuclées
sanguines restait détectable jusqu’au
17e jour (Harder et al., 1990; 1992).
Des anticorps neutralisants apparais-
saient à partir du 7e jour chez le
phoque commun et après le 16e jour
chez le phoque gris, les taux maxima
étant détectés après 3 ou 4 semaines
chez les animaux survivants (Titenko
et al., 1991; Harder et al., 1992). Au
moment de la mort des phoques, les
antigènes du PDV étaient détectables
dans différents organes  (appareil res-
piratoire, tractus digestif, tissu lym-
phoïde et système nerveux central)
(Harder et al., 1992) mais n’étaient
pas systématiquement présents
(Harder et al., 1990). La densité d’an-
tigène détectée variait en fonction de
l’évolution de la maladie selon 3
modalités : les animaux mourant pré-
cocement avaient de très nombreux
antigènes dans le tissu lymphoïde; les
animaux morts tardivement présen-
taient moins d’antigènes dans la rate
et les ganglions lymphatiques; finale-
ment, les antigènes n’étaient plus
détectés que dans les amygdales et le
colon des animaux mort en dernier
lieu (Harder et al., 1992).
En tenant compte de ces informations
et de celles disponibles pour les infec-
tions par des morbillivirus chez les
mammifères terrestres (Cheville,
1994; Griffin et Bellini, 1996), le
schéma suivant peut être dressé.
L’infection est acquise par les sécré-
tions corporelles ainsi que par les
aérosols. Les sites primaires de multi-
plication virale sont les tissus lym-
phoïdes du tractus respiratoire anté-
rieur. Trois à quatre jours après l’in-
fection, une virémie associée aux cel-
lules mononucléées sanguines permet
la dissémination du virus dans l’orga-
nisme. Le virus se localise ensuite au
niveau des tissus lymphoïdes de l’or-
ganisme (rate, thymus, ganglions,
cellules de Küpfer, Gut Associated
Lymphoid Tissue (GALT) et au
niveau de la moelle osseuse pour une
seconde multiplication virale. La
réplication a lieu dans les cellules
endothéliales, épithéliales, les mono-
































































































































































Poumon 5/6 2/2 16/23 (+)* 1/1 1/1 (+)* 27/78 2/2 0/1 1/1
Vessie 2/4 1/2 (+)* 1/29
Rein 1/2 1/22 1/2 0/1
Urèthre 1/1
Estomac 1/5 1/2
Glande lacrymale 1/2 1/7
Thymus 1/2 2/7
Rate 3/4 0/1 3/18 21/64 1/2 0/1
Ganglion lymphoïde mésentérique 0/1 8/13 (+)* 1/2 0/1 1/1
Ganglion lymphoïde pulmonaire 0/1 8/17 29/67
Ganglion lymphoïde préscapulaire 5/11






Peau 0/2 1/1 4/65
Système nerveux central 4/6 17/22 (+)* 6/6 1/1 1/1 1/1








Autres 2/2** 1/1*** 2/2**
Tableau III : Fréquence et distribution des antigènes de morbillivirus chez les cétacés.
* fréquence non précisée
** au niveau de réactions inflammatoires chroniques
*** au niveau d’un fibrome testiculaire
cliniques apparaissent lors de la viré-
mie et de la multiplication virale dans
les différents organes. La réplication
au niveau des organes lymphoïdes
serait à l’origine de la déplétion lym-
phoïde se caractérisant par de l’immu-
nodépression, permettant des infec-
tions secondaires. Celles-ci peuvent
être à l’origine de broncho-pneumo-
nies bactériennes (Heje et al., 1991;
Baker et Ross, 1992; Munro et al.,
1992) ou parasitaires (Kennedy et al.,
1989) ainsi que de septicémies
(Jauniaux et al., 2001) chez les
phoques. Chez les marsouins, il s’agit
d’infections parasitaires sévères
(Kennedy et al., 1991) et de l’asper-
gillose (Osweiler et al., 1985). Les
autres infections fréquemment rap-
portées étaient de l’aspergillose, de la
toxoplasmose chez les dauphins bleu-
et-blancs (Domingo et al., 1992); de
la salmonellose chez le rorqual com-
mun (Jauniaux et al., 2000) ; de l’as-
pergillose (Lipscomb et al., 1996) et
des septicémies chez le grand dauphin
(Lipscomb et al., 1994b). Selon
Domingo et collaborateurs (1992),
les érosions et les ulcérations pré-
sentes dans la cavité buccale chez les
dauphins bleu-et-blancs seraient le
résultat d’une infection virale secon-
daire (Domingo et al., 1992). Pour
Schulman et Lipscomb (1999), les
lésions ulcératives cutanées observées
chez certains dauphins infectés par le
morbillivirus sont vraisemblablement
des dermatites secondaires dues à l’in-
vasion d’ulcères cutanés préexistants
par des protozoaires ciliés (Schulman
et Lipscomb, 1999). Initialement, les
ulcères seraient provoqués par des
septicémies ou des coagulations intra-
vasculaires disséminées associées aux
infections concomitantes plus fré-
quemment observées chez ces dau-
phins (Schulman et Lipscomb, 1999). 
De l’exanthème vésiculeux a été rap-
porté chez des phoques (Visser et al.,
1991; Svansson et al., 1993) et serait
secondaire à une infection par un cali-
civirus ou un poxvirus (Svansson et
al., 1993).
Deux hypothèses ont été évoquées
pour expliquer l’origine des kystes
ovariens (kystes folliculaires lutéini-
sés) observés chez les dauphins durant
l’épizootie en Méditerranée. Il pour-
rait s’agir soit une altération de l’axe
hypothalamo-hypophysaire suite à
l’infection virale ou suite aux taux
élevés de polychlorobiphényls
(PCBs) dans ces animaux, soit être un
effet de type dysrupteur endocrinien
dû aux PCBs (Munson et al., 1998). 
Pour Duignan et collaborateurs
(1992), la présence de cellules syncy-
tiales principalement dans les lésions
pulmonaires, est un élément patho-
gnomonique de l’infection par le
morbillivirus chez les mammifères
marins. Elles sont également souvent
observées chez les artiodactyles
infectés par le RPV. Mais, comme
décrit ci-dessus ainsi que rapporté par
Domingo (1992), les cellules syncy-
tiales sont nettement moins fré-
quentes chez les pinnipèdes que chez
les cétacés. Il pourrait s’agir d’un
effet plus particulièrement associé au
CMV qu’au PDV. En effet, des études
génomiques et antigéniques ont
démontré que les morbillivirus des
cétacés étaient plus proches du RPV
et du PPRV que du CDV et du PDV
(McCullough et al., 1991; Barrett et
al., 1993; Visser et al., 1993b;
Blixenkrone-Møller et al., 1996). De
même, le PDV était semblable mais
distinct du CDV (Cosby et al., 1988;
Mahy et al., 1988; Curran et al.,
1990) dont il dérive probablement
(Barrett, 1999). Il semble ainsi que
les morbillivirus des cétacés soient
proches de ceux des ruminants et que
le morbillivirus du phoque soit très
similaire à celui des carnivores.
EPIDEMIOLOGIE
Différents paramètres peuvent être
considérés pour expliquer l’appari-
tion de la maladie, caractérisée dans
certains cas par des épizooties
sévères dans les différentes popula-
tions de mammifères marins, parfois
tout à fait isolées les unes des autres.
Sensibilité d’espèce
De nombreuses données laissent à
penser que les populations de
phoques de la Mer du Nord n’avaient
pas été exposées au morbillivirus
avant l’épizootie de 1988. En effet,
les phoques communs d’Ecosse ne
présentaient pas d’anticorps spéci-
fiques avant 1988 mais des titres éle-
vés étaient détectés après le début de
l’épizootie (Thompson et al., 1992).
La même observation a été faite chez
le phoque gris (Harwood et al.,
1989), aucun anticorps n’étant détec-
té pour la période 1977-1987. Ces
observations confirment que le mor-
billivirus a été introduit dans les
populations de phoques de Mer du
Nord durant l’année 1988. Par contre,
certains phoques communs du
Canada, où aucune épidémie sévère
n’a été recensée, avaient déjà des
titres d’anticorps spécifique dès 1984
(Duignan et al., 1995d) et en 1989
(Ross et al., 1992). Les mortalités
sévères seraient dues à l’introduction
du morbillivirus dans des populations
indemnes (jamais exposées au virus)
très sensibles à l’infection (Kennedy,
1999; O'Shea, 2000).
La sensibilité élevée du phoque com-
mun par rapport au phoque gris pour-
rait s’expliquer par une différence
existant au niveau de leurs réponses
immunes humorales. En effet, chez le
phoque gris, les titres d’anticorps
neutralisants sont élevés (Duignan et
al., 1995d), persistent jusqu’à 12
mois (Cornwell et al., 1992) et sont
dirigés vers les glycoprotéines d’en-
veloppe H et F tandis que chez le
phoque commun, les titres sont bas,
persistent environ 6 mois et les anti-
corps neutralisent peu H et F (Rima et
al., 1990; Cornwell et al., 1992;
Duignan et al., 1997a). Ils sont prin-
cipalement dirigés, comme chez le
chien, vers les antigènes internes for-
més par la nucléocapside et la phos-
phoprotéine (Rima et al., 1990).
Sensibilité d’âge
Lors des épizooties en Mer du Nord
(phoque commun) et en Méditer-
ranée, toutes les tranches d’âge
étaient sensibles à l’infection
(Kennedy, 1999). Mais depuis, les
quelques cas rapportés que ce soit
chez le phoque commun (Visser et
al., 1993c; Jauniaux et al., 2001) ou
chez le phoque du Groenland
(Kennedy, 1999), étaient toujours des
individus juvéniles âgés de 2 à 3 mois
(Visser et al., 1993c). Cette observa-
tion confirme l’hypothèse que la
chute d’immunité passive d’origine
maternelle, aux alentours de 3 mois,
augmenterait la sensibilité des
phoques à la maladie (Harder et al.,
1993). De plus, les différences de
sensibilité en fonction de l’âge pour-
raient refléter le caractère immature
du système immunitaire des jeunes
individus (Thompson et al., 1992).
Rôle de réservoir
Des phoques de l’Atlantique nord-
ouest, au large du Groenland (phoque
marbré (Phoca hispida) et phoque du
Groenland (Phoca groenlandica))
présentaient une séropositivité dès
1985 sans qu’une épizootie n’y soit
associée (Dietz et al., 1989a). De
même, aucune maladie n’a été dia-
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gnostiquée parmi des phoques du
Groenland et des phoques à capuchon
(Cystophora cristata) échantillonnés
en 1991 et 1992 dans la Mer de
Barents (Stuen et al., 1994) malgré
que des anticorps spécifiques aient
été détectés dans leurs sérums. Il est
possible que certains mouvements
migratoires de phoques aient permis
l’infection d’une population indemne
comme le phoque commun. En 1987,
des irruptions inhabituelles de
phoques du Groenland venant de la
Mer de Barents ont été observées en
Mer du Nord (Goodhart, 1988;
McGoutry, 1988; Heide-Jorgensen et
al., 1992) et bien que le statut immu-
nologique de ces individus ne soit pas
connu, ils auraient pu disséminer la
maladie (Dietz et al., 1989a). En
effet, la prévalence neutralisant le
CDV ou le PDV, a toujours été rap-
portée comme étant plus élevée dans
cette espèce par rapport aux autres
(Dietz et al., 1989a; Stuen et al.,
1994; Duignan et al., 1997b), laisse à
penser que l’infection soit enzootique
chez le phoque du Groenland
(Duignan et al., 1997b). Ces phoques
sont abondants, forment des colonies
denses, migrent sur de longues dis-
tances et résistent à la maladie (une
seule mortalité rapportée associée à
l’infection (Daoust et al., 1993),
autant d’éléments qui en font un
réservoir et un vecteur pour le virus.
Selon Barrett (1999), il y a plusieurs
centaines, voire milliers d’années, les
carnivores terrestres (loup, chien,
renard, ours) auraient pu infecter les
phoques du Groenland par le CDV et
il est possible que celui-ci ait évolué
en PDV dans cette population.
De même, il est supposé que les glo-
bicéphales (Globicephala melas et G.
macrorhynchus) puissent intervenir
dans la dissémination de la maladie
aux autres espèces. D’une part, l’in-
fection est enzootique dans l’espèce
(Duignan et al., 1995b) et d’autre part
ils forment de grands groupes avec
des liens sociaux étroits et se mélan-
gent avec d’autres espèces d’odonto-
cètes, autant d’éléments qui pour-
raient permettre une transmission
interspécifique (Duignan et al.,
1995a).
Effets anthropogéniques
L’intervention de la pollution marine
et plus particulièrement des PCBs
dans l’apparition des épizooties à
morbillivirus chez les mammifères
marins est sujet à de nombreuses
controverses, certains considérant
que les PCBs n’interviennent pas
dans les épizooties à morbillivirus,
d’autres suggérant que ces substances
contribuent à la sévérité de l’épidé-
mie (Busbee et al., 1999; O'Shea,
2000; Ross et al., 2000). Néanmoins,
des épidémies sévères de rougeole ou
de peste bovine sont décrites depuis
des siècles, bien avant l’apparition de
ces toxiques environnementaux
(Kennedy, 1999).
Lors des différentes épizooties
récentes, les individus infectés
avaient des taux élevés de PCBs dans
leurs tissus (Aguilar et Borrell, 1994;
Kuehl et Haebler, 1995; Guitart et al.,
1996). Ces animaux présentant des
évidences de déplétion immunitaire
et les PCBs ayant un effet délétère au
niveau du système immunitaire des
mammifères marins (de Swart et al.,
1994;1995; Ross et al., 1995; 1996),
il a été suggéré que ces substances
puissent être à l’origine d’une sensi-
bilité particulière vis-à-vis de l’infec-
tion virale, pour ces populations
vivant dans un écosystème marin très
pollué. Néanmoins, aucune différen-
ce de sensibilité à l’infection n’a été
observée suite à l’inoculation de PDV
à 2 groupes de phoques communs,
l’un étant exposé à des PCBs, l’autre
pas (Harder et al., 1992). De plus, les
études au départ des animaux
échoués ne sont pas encore conclu-
sives (Kuiken et al., 1994a; Jepson et
al., 1999). Selon Kennedy (1999), il
sera très difficile de distinguer l’effet
immunosuppressif propre à l’infec-
tion par le morbillivirus, de celui
associé à l’exposition aux contami-
nants environnementaux. Les taux de
mortalités élevés observés parmi les
mammifères marins suite à l’infec-
tion par le morbillivirus résultent
exclusivement de l’introduction du
virus dans des populations sensibles
(Kennedy, 1999), les contaminants
pouvant avoir un rôle de contribution
(Ross et al., 2000).
Un des autres effets associés aux acti-
vités humaines est la pêche, respon-
sable de la capture et de la mort de
nombreux mammifères marins dans
les filets (Baker, 1992a; Kirkwood et
al., 1997). Selon Van Bressem et col-
laborateurs (1999), ces captures, en
réduisant le nombre d’individus dans
une population, et par conséquence le
nombre d'individus susceptibles,
pourraient empêcher l’établissement
d’infections enzootiques. En effet, les
morbillivirus nécessitent des popula-
tions de grande taille pour maintenir
une infection enzootique, avec une
immunité persistante. Pour cette rai-
son, les mortalités massives de mam-
mifères marins dans les filets de
pêche favoriseraient la réapparition
d’épizooties (Van Bressem et al.,
1999).
CONCLUSIONS
Depuis 1987, les infections par les
morbillivirus sont responsables d’épi-
zooties dans différentes populations
de mammifères marins. Dans certains
cas, ces infections ont été respon-
sables de mortalités nombreuses et
étendues dans certaines populations
ou chez certaines espèces alors que
d’autres étaient relativement résis-
tantes. Le taux élevé de mortalité
associé aux différentes épidémies est
du uniquement à l’introduction du
virus dans des populations indemnes
(Heide-Jorgensen et al., 1992;
Kennedy, 1999) mais des effets
synergiques des polluants ne sont pas
totalement exclus (Ross et al., 2000).
Actuellement, le morbillivirus persis-
te dans certaines populations sans que
des taux de mortalités importants
soient rapportés (Visser et al., 1993c;
Domingo et al., 1995; Taubenberger
et al., 1996). Néanmoins, progressi-
vement, les infections se propagent
géographiquement au travers les mers
et les océans, et dans de nouvelles
populations. En milieu aquatique,
l’émergence des infections par les
morbillivirus ne se limite pas aux
mammifères marins sensu stricto
mais aussi à d’autres espèces comme
l’ours polaire (Follmann et al., 1996).
De plus, depuis plusieurs années,
parmi les mammifères terrestres sau-
vages comme les lions du Park
National du Serengeti ou en captivité
(grands félins, primates,…), des épi-
zooties apparaissent, et sont respon-
sables de mortalités importantes
(Appel, 1994; Harder et Osterhaus,
1997; Hur et al., 1999), aucune zone
du monde ne semblant être indemne.
Les morbillivirus peuvent représenter
une menace complémentaire pour les
mammifères marins, principalement
pour les espèces vulnérables comme
le phoque de la Caspienne (Bergman
et al., 1990), le phoque moine
(Harwood, 1998) ou le lamantin
(Duignan et al., 1995c). Il est dès lors
primordial de continuer à analyser
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tous les individus qui s’échouent sur
toutes les côtes et d’en réaliser l’au-
topsie ainsi que tous les examens
complémentaires afin de surveiller
l’évolution de ces maladies. De
même, le suivi sérologique des indi-
vidus vivants devrait permettre de
vérifier le statut des différentes popu-
lations.
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infections in marine mammals
Morbillivirus infections were des-
cribed since 1988 in marine
mammals including pinnipeds
and cetaceans. Since, nume-
rous outbreaks, responsible for
thousands marine mammals
death, as well as sporadic
cases, have occurred in various
populations from North Atlantic,
Mediterranean Sea, Baïkal
Lake, Caspian Sea, and recent-
ly from northern Pacific. Clinical
signs and macroscopic lesions
are similar between species
infected by morbillivirus and are
close to those reported in dog
with canine distemper. Under
microscope, characteristic les -
ions are interstitial broncho-
pneumonia, lymphoid depletion
and subacute encephalitis.
Syncytia and inclusion bodies
are frequently observed in
lesions and epithelia. Lymphoid
depletion promotes secondary
infections by opportunistic
pathogens, responsible in many
cases of the animals death.
Various parameters explain the
high sensibility of certain popu-
lation such as the species, the
naive immunological status and
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